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Os ácidos graxos poli-insaturados (PUFAs) são essenciais 
para a alimentação e saúde animal, especialmente o ácido 
eicosapentaenoico (EPA) com potenciais aplicações nutracêuticas 
e farmacêuticas. A única fonte atualmente disponível de EPA é o 
óleo de peixe, entretanto a possível contaminação deste ácido 
graxo no ambiente marinho, torna-se uma preocupação para a 
nutrição humana. Neste caso, as microalgas são candidatos 
interessantes para a produção deste composto. A diatomácea 
Phaeodactylum tricornutum acumula EPA naturalmente. Apesar 
desta microalga possuir o genoma sequenciado, ainda há um 
conhecimento limitado em relação aos mecanismos moleculares e 
a regulação da transcrição gênica no metabolismo dos ácidos 
graxos. As microalgas alteram o teor dos pigmentos 
fotossintetizantes em resposta às alterações na intensidade de luz a 
fim de otimizar a fotossíntese. O metabolismo celular pode ser 
alterado tanto por fatores relacionados ao tempo de exposição a 
luz, quanto por mecanismos endógenos.  O efeito das condições 
ambientais na transcrição dos genes da biossíntese do EPA ainda é 
um assunto inexplorado. Portanto, neste trabalho foi avaliado a 
possível correlação entre diferentes fotoperíodos (12:12, 16:8 e 
24:0) no perfil dos pigmentos fotossintetizantes (clorofila a, 
clorofila c, fucoxantina, diadinoxantina e β-caroteno) e no perfil de 
transcrição dos genes PTD6, PTD15, ELOb1, ELOb2, PTD5 alfa e 
PTD5 beta em específicos intervalos de tempo. As culturas foram 
aclimatadas durantes sete dias utilizando o meio f/2 de Guillard 
modificado. Após a aclimatação, o experimento foi realizado em 
26 horas, sendo que as coletas foram feitas em diferentes intervalos 
de tempo. As concentrações de clorofila a, clorofila c e fucoxantina 
foram maiores nos fotoperíodos 12:12 e 16:8 durante o período 
claro e menores durante o período escuro. Cada fotoperíodo 
apresentou um perfil distinto na concentração de pigmentos e na 
expressão dos genes da biossíntese de EPA. O fotoperíodo 
influencia nos níveis de transcritos dos genes dessa via metabólica, 
assim como no acúmulo de pigmentos. 
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1.1 Ácidos graxos poli-insaturados de cadeia longa 
Os ácidos graxos poli-insaturados (PUFAs) são formados 
por hidrocarbonetos de cadeias longas que possuem duas ou mais 
insaturações. As duas principais famílias de PUFAs com 
atividades biologicamente ativas (Figura 1) distinguem-se pela 
distância da última dupla ligação no metil final de sua cadeia 
carbônica: PUFAs ômega-3 (ω-3 ou n-3), que corresponde a um 
grupo cuja última dupla ligação está localizada a três carbonos do 
ômega, e PUFAs ômega-6 (ω-6 ou n-6), a seis carbonos do ômega 
(MEDINA et al., 1998; KHOZIN-GOLDBERG; ISKANDAROV, 
2011). 
Figura 1. Exemplos de PUFAs n-3 e n-6. Adaptado de Gil e Valivety 
(1997) e López-Vacario et al. (2016). 
Fonte: Desenvolvido pelo autor. 
Ácido Eicosapentaenoico (A, EPA), Ácido Araquidônico (B, ARA) e 
Ácido Docosahexaenoico (C, DHA). O carbono ômega está representado 
por ω, enquanto a última ligação da cadeia está em negrito. 
Dentre os principais PUFAs para a nutrição animal, estão o 
ácido eicosapentaenoico (EPA, 20:5 n-3) e o ácido 
docosahexaenoico (DHA, 22:6 n-3) são os compostos bioativos 
mais importantes. Uma ingestão dietética adequada de PUFAs 
exerce altos benefícios de saúde. A ingestão desequilibrada de 
PUFAs n-3 e n-6 ou a absorção insuficiente de n-3 altera a 
proporção n-6/n-3 que está associada a ocorrência de doenças 




As funções biológicas dos PUFAs estão relacionadas as 
suas características estruturais. Por exemplo, a regulação da 
permeabilidade das membranas está relacionada com a maior 
quantidade de ácidos graxos insaturados. O ácido araquidônico 
(ARA, 20:4 n-6) e EPA (20:5 n-3) são precursores de eicosanoides, 
mediadores inflamatórios de origem lipídica. A quantidade de 
insaturações do EPA faz ele um eicosanoides anti-inflamatório 
(prostaglandinas) e o ARA é um eicosanoide pró-inflamatório 
(leucotrienos). Estes exercem um controle em diversos processos 
fisiológicos e bioquímicos, especialmente na inflamação, 
imunidade e como mensageiros do sistema nervoso central (GIL; 
VALIVETY, 1997; CERTIK; SHIMIZU, 1998; PATIL et al., 
2005; WARD; SINGH, 2005; KHOZIN-GOLDBERG; 
ISKANDAROV, 2011).  
Conforme Valentine e Valentine (2004), as células são 
capazes de escolher entre uma hierarquia de cadeias ou estruturas 
de fosfolipídeos adequados para a manutenção da fluidez das 
membranas em diferentes ambientes ou para suas necessidades 
bioquímicas. 
Com relação às membranas biológicas, sua função 
estrutural é de extrema importância funcional. Em microalgas 
marinhas de águas temperadas, o estresse pela temperatura baixa 
provoca o aumento do teor de PUFAs para manter a fluidez da 
membrana (RICHMOND, 1986; SRIRANGAN et al., 2015). 
1.2 Importância e Fontes de EPA 
O EPA destaca-se por ser essencial em dietas balanceadas 
para humanos, já que não é sintetizado naturalmente. O EPA é 
muito utilizado devido as suas potenciais aplicações farmacêuticas 
e nutracêuticas (alimentos ou produtos nutricionais com atividade 
biológica atribuída à saúde), sendo benéfico nos tratamentos de 
algumas doenças cardíacas e contra o câncer (SHAHIDI; 
WANASUNDARA, 1998; SIMOPOULOS, 2008). 
A única fonte atualmente disponível em escala comercial de 
EPA é o óleo de peixe. Sua quantidade vem decrescendo nos 
últimos anos devido a redução dos estoques pesqueiros, enquanto 
a demanda por este ácido graxo tende a aumentar. A exploração 
excessiva desses recursos pesqueiros leva a consequências 
ambientais graves a fim de atender um mercado de alimentação em 




A presença de contaminantes como pesticidas, metais 
pesados, metais traço e alguns tipos de inseticidas no óleo de peixe 
como fonte de EPA é um potencial problema para nutrição humana 
(KHOZIN-GOLDBERG; ISKANDAROV, 2011; PÉREZ-LÓPEZ 
et al., 2014). 
O cultivo de microalgas marinhas para a produção de 
PUFAs n-3 é uma alternativa interessante, pois são produtores 
primários na cadeia trófica. Muito utilizadas como alimentação na 
aquicultura, apresentam importante valor nutricional devido à sua 
capacidade de sintetizar e acumular grandes quantidades de 
PUFAs n-3. Apesar do óleo de peixe ser a fonte mais rica em EPA, 
acredita-se que este óleo é derivado das microalgas, as quais são 
consumidas via cadeia alimentar (BELARBI et al., 1999; PATIL 
et al., 2005; PATIL et al., 2007). 
1.3 Diatomáceas e Phaeodactylum tricornutum 
As diatomáceas (Bacillariophyceae) são micro-
organismos fotossintéticos encontrados em ambientes marinhos e 
dulcícolas de baixa temperatura e são responsáveis por 20% da 
produtividade primária global. Possuem parede celular composta 
por uma frústula de silício, a qual apresenta diversas 
nanoestruturas ornamentais que variam de acordo com as espécies 
(LOPEZ et al., 2005).  
De acordo com Parkinson e Gordon (1999), além de sua 
importância ecológica, estudos recentes estão sendo feitos com 
diatomáceas por serem uma fonte em potencial na área de 
nanotecnologia cujas aplicações envolvem a microfabricação de 
nanotubos para a produção da fibra ótica e, posteriormente ser 
utilizada em tele-comuniçações. São consideradas fontes 
promissoras de compostos de interesse, os quais possuem várias 
aplicações biotecnológicas, sendo empregadas na área alimentícia, 
farmacêutica e de cosméticos (LEBEAU; ROBERT, 2003). 
Neste grupo, destaca-se a diatomácea penada marinha 
Phaeodactylum tricornutum, a qual é reconhecida como um 
organismo-modelo para estudos fisiológicos, bioquímicos e 
genéticos (DE MARTINO et al., 2007; BOWLER et al., 2008).  
P. tricornutum é um candidato interessante para a 
produção de compostos naturais (PUFAs e carotenoides) cujas 
aplicações envolvem dietas para os cultivos na área aquícola, 
corantes naturais, assim como pela capacidade de prevenir doenças 




VALIVETY, 1997; BAKER; GÜNTHER, 2004; LOPEZ et al., 
2005; KUCZYNSKA et al., 2015).  
Esta microalga apresenta altos teores de PUFAs n-3, 
especialmente o EPA que é acumulado naturalmente e corresponde 
com aproximadamente 20 a 40% dos ácidos graxos totais, sendo 
de grande importância para a alimentação na aquicultura (WEN & 
CHEN, 2003; PATIL et al., 2005; FAJARDO et al., 2007). 
1.4 Biossíntese de EPA 
A biossíntese de EPA em P. tricornutum foi primeiramente 
descrita por Arao e Yamada (1994) através de estudos a partir de 
marcação com rádio-isótopos (C14) e dados de cromatografia 
gasosa, oportunidade em que foram demonstradas quatro possíveis 
rotas de produção desse ácido graxo (Figura 2) a partir do ácido 
oleico (C18:1). Dentre estas, a mais ativa (Figura 2, em negrito) 
envolve quatro reações de insaturação e uma reação de elongação 
da cadeia carbônica. Essa rota biossintética envolve ácidos graxos 
da família n-6 como o ácido linoleico (LA) e o ácido gama-
linolênico (GLA) e da família n-3 como o ácido estearidônico 
(SDA) e o ácido eicosatetraenoico (ETA), até finalmente chegar ao 
EPA. 
De acordo com Domergue et al. (2002), P. tricornutum é 
um organismo-modelo particularmente interessante para estudos 
em relação a biossíntese de PUFAs, já que o EPA pode apresentar 
entorno de 30% dos ácidos graxos totais dessa diatomácea 
considerando que todos os intermediários dessa rota metabólica 
são encontrados em pequena quantidade. Esta acumulação de 
apenas EPA pode indicar que as desaturases e elongases presentes 
nesta biossíntese são muito eficazes em canalizar os diferentes 
intermediários até o produto final. 
Na presença de oxigênio, as desaturases podem saturar os 
ácidos graxos em ácidos graxos insaturados ao inserir uma nova 
dupla ligação entre as moléculas de carbono. As elongases são 
consideradas complexos multi-enzimáticos capazes de adicionar 
duas unidades de carbono à cadeia dos PUFAs (MÜHLROTH et 
al., 2013; DOLCH; MARÉCHAL, 2015). 
Para aumentar o conteúdo lipídico de PUFAs n-3, os fatores 
ambientais são muito utilizados, porém em muitos casos os 
mecanismos por trás dessa plasticidade fisiológica, incluindo a 
regulação da transcrição gênica das desaturases e elongases 




informações obtidas em nível molecular, permitem a adaptação das 
algas, por meio da criação seletiva, engenharia genética e estudos 
fisiológicos, como possíveis produtores de ácidos graxos em uma 
escala mais ampla (ARAO; YAMADA, 1994; CHAUTON et al., 
2013; MÜLROTH et al., 2013). 
 
Figura 2. Possíveis vias de síntese de EPA em P. tricornutum. Adaptado 
de Arao e Yamada (1994). 
 
Linhas em negrito indicam a rota mais ativa com os respectivos genes. 
Ácidos graxos n-9: ácido oleico (C18:1∆9). Ácidos graxos n-6: ácido 
linoleico (C18:2∆9,12); ácido γ-linolênico (C18:3∆6,9,12); ácido di-homo-γ-
linolênico (C20:3∆8,11,14); ácido araquidônico (C20:4∆5,8,11,14). Ácidos 
graxos n-3: ácido α-linolênico (C18:3∆9,12,15); ácido estearidônico 
(18:4∆6,9,12,15); ácido eicosatrienoico (C20:3∆11,14,17); ácido 
eicosatetraenoico (C20:4∆8,11,14,17); ácido eicosapentaenoico 
(C20:5∆5,8,11,14,17). 
A conclusão do sequenciamento do genoma dessa 
microalga possibilita outras estratégias para o conhecimento de sua 
fisiologia, gerando uma compreensão mais aprofundada de alguns 
fatores que regulam importantes processos celulares em 
diatomáceas (BOWLER et al., 2008). 
Apesar da sua abundância nos oceanos, os mecanismos 
moleculares relacionados ao sucesso das diatomáceas ainda são 




genética são necessárias para estudos com genômica funcional. A 
recente disponibilidade de sequências do genoma oferece novas 
oportunidades para estudos sobre a expressão gênica em P. 
tricornutum (SIAUT et al., 2007). 
Neste cenário, a engenharia genética, juntamente com o 
mapeamento e a identificação de regiões do genoma que codifica 
a proteína de microalgas, é um campo em rápido desenvolvimento 
que pode fornecer ferramentas mais específicas, como a 
manipulação do tamanho da cadeia carbônica de ácidos graxos e o 
aumento da síntese de lipídeos em P. tricornutum (RADAKOVITS 
et al., 2010; XUE et al., 2015). 
Além de estudos sobre a engenharia genética com P. 
tricornutum, a expressão dos genes também é influenciada por 
fatores externos. No ambiente, as microalgas dependem de 
mecanismos de regulação fisiológica codificados no genoma que 
são induzidos frente a determinadas condições de cultivo, como 
mudanças recorrentes em condições de nutrientes, pH e ao 
fotoperíodo (ASHWORTH et al., 2013; CHAUTON et al., 2013). 
 
1.5 Influência do ciclo claro/escuro nas microalgas 
A microalga Phaeodactylum tricornutum responde a 
variações na intensidade de luz modificando o teor de pigmentos 
fotossintetizantes, entre eles as clorofilas (a e c) e os carotenoides 
(fucoxantina, diadinoxantina e β-caroteno). Essas mudanças na 
pigmentação conduzem a alterações nas respostas fotossintéticas e 
na taxa de crescimento (RAGNI; D’ALCALÀ, 2007; NIKOLAOU 
et al., 2016). 
Quando a disponibilidade da intensidade luminosa é 
aumentada ou reduzida, este organismo pode apresentar diferentes 
mecanismos e estratégias para otimizar a taxa fotossintética. A 
fotoaclimatação é um processo em que as microalgas modificam o 
conteúdo celular da clorofila e dos pigmentos fotossintetizantes 
para otimizar a fotossíntese (OWENS et al. 1980; ANNING et al., 
2000). 
Quando há pouca luz, as microalgas tendem a aumentar a 
área de captação de luz de maneira mais eficiente possível e, 
quando a intensidade de luz se torna supersaturada, é necessário 
proteger o organismo de um potencial dano foto-oxidativo 




No ambiente natural, a oscilação das correntes submete as 
microalgas a maiores variações nas condições de luz, 
principalmente em processos foto-dependentes, como a fixação do 
carbono, biossíntese de ácidos graxos, teor de pigmentos e divisão 
celular (OWENS et al., 1980; KLEIN; SOURNIA, 1987; 
BRUYANT et al., 2005; RAGNI; D’ALCALÀ, 2007; CHAUTON 
et al., 2013). 
Em ambientes controlados, onde as variações naturais da 
irradiância no oceano podem ser simuladas através do ciclo 
claro/escuro, é possível expressar ritmos circadianos gerados a 
partir de oscilações contínuas (TAKAHASHI, 1991; BRUYANT 
et al., 2005; MÁS; YANOVSKY, 2009) de acordo com a Figura 3. 
Figura 3. Modelo simplificado do sistema circadiano. Adaptado de Mittag 
(2001). 
 
A via de entrada (A) leva informações sobre a quantidade e qualidade da 
luz até o oscilador central (B) onde se encontra o mecanismo gerador de 
ritmos. Em seguida, este precursor transfere a informação para a via de 
saída (C). 
A ritmicidade circadiana é uma característica fundamental 
para a maioria dos organismos e, geralmente é influenciada por 
condições ambientais como a luz (OWENS et al., 1980) e 
temperatura (DUNLAP, 1999), as quais são responsáveis pela 
sincronização do relógio circadiano em níveis moleculares 
(TAKAHASHI, 1991; MITTAG, 2001). 
Essa alternância entre o período claro e o escuro induz 
modificações nos processos metabólicos das células, como um 




resultando na mudança de sua composição bioquímica (CARON 
et al. 1988). 
De acordo com CHAUTON et al. (2013), o metabolismo 
celular ocorre em padrões cíclicos e pode ser induzido por fatores 
externos como ciclos claro/escuro e por fatores internos, tais como 
relógios biológicos. Estes estão relacionados com a transcrição 
gênica de maneira que os genes envolvidos são influenciados pelo 
tempo de exposição à luz e pelos ritmos circadianos. 
Apesar da diatomácea Phaeodactylum tricornutum possuir 
o genoma sequenciado, ainda há um conhecimento limitado sobre 
os mecanismos moleculares e a regulação da transcrição gênica da 
biossíntese do ácido eicosapentaenoico (EPA) frente a um contexto 
ecofisiológico. Uma vez que este ácido graxo é encontrado nas 
membranas tilacóides, local onde ocorre a fase fotoquímica da 
fotossíntese, é possível que exista uma relação entre a transcrição 
dos genes dessa via e o regime de iluminação. Procura-se então 
entender melhor a biossíntese deste ácido graxo, permitindo um 
melhor conhecimento da produção de EPA por essa diatomácea em 





2 OBJETIVO GERAL 
 Determinar o efeito dos diferentes fotoperíodos na 
produção de pigmentos e no perfil de transcrição gênica da 
biossíntese do ácido eicosapentaenoico na microalga 
Phaeodactylum tricornutum. 
2.1 Objetivos Específicos 
Determinar o perfil dos pigmentos fotossintetizantes 
(clorofila a, clorofila c, fucoxantina, diadinoxantina e β-caroteno) 
em diferentes fotoperíodos e em específicos intervalos de tempo; 
Avaliar o perfil de transcrição dos genes ∆6-desaturase 
(PTD6), ∆15-desaturase (PTD15), ∆6-elongase (ELOb1 e ELOb2), 
∆5-desaturase (PTD5 alfa e PTD5 beta) em diferentes fotoperíodos 










3.1 Condições de cultivo 
A cepa da diatomácea Phaeodactylum tricornutum 
CCAP1055/1 (Figura 4) está mantida no banco de cepas do 
Laboratório de Cultivo de Algas (LCA) da Universidade Federal 
de Santa Catarina em meio f/2 de acordo com Guillard (1975) 
modificado (Tabela 1) com adição de 80 mg L-1 de silicato de 
sódio, em frascos de 100 mL, armazenada em câmara de 
germinação com fotoperíodo 8:16 a temperatura de 20 °C. 
O experimento foi desenvolvido empregando três 
tratamentos: fotoperíodos de 12:12, 16:8 e 24:0, com quatro 
réplicas. As culturas foram aclimatadas (Figura 5) durante sete dias 
com diluição diária a fim de manter a biomassa em 150 mg L-1 para 
evitar o autossombreamento e desenvolvidas em frascos de 
borossilicato contendo 1 L de meio f/2 com adição de 80 mg L-1 de 
silicato de sódio, numa irradiância de 170 µmol m-2 s-1, 
temperatura de 22 ± 0,5 °C e agitação da cultura feita através do 
borbulhamento do ar atmosférico com adição de 0,5% de CO2 
(v/v). 
 
Figura 4. Cepa da diatomácea Phaeodactylum tricornutum CCAP1055/1. 
 




Tabela 1. Composição do Meio f/2 de Guillard (1975) modificado no 




1. Solução de Nitrato 
NaNO3 ----------------------------------------------------- 150,0 g 
FeCl3.6H2O --------------------------------------------------- 8,0 g 
EDTA Na2 --------------------------------------------------- 10,0 g 
Sol. Metais Traço -----------------------------------------2,0 mL (de cada solução) 
Água destilada ----------------------------------------------- 1,0 L 
Adicionar 1,0 mL para cada litro de água do mar. 
 
 1.1 Solução de Metais Traço 
 ZnCl2.7H2O ------------------------------------------------- 1,65 g 
 CoCl2.6H2O ------------------------------------------------- 1,50 g 
 (NH4)6Mo7O24.4H2O -------------------------------------- 0,60 g 
 CuSO4.5H2O ------------------------------------------------ 1,47 g 
 MnCl2.6H2O ------------------------------------------------- 27,0 g 
 Água destilada para cada solução ------------------------ 150,0 mL 
 
2. Solução de Fosfato 
NaH2PO4.H2O --------------------------------------------- 16,0 g 
Solução de Biotina ---------------------------------------- 1,0 mL 
Solução de Cianocobalamina ---------------------------- 1,0 mL 
Tiamina ----------------------------------------------------- 0,2 g 
Água destilada --------------------------------------------- 1,0 L 
Adicionar 1,0 mL para cada litro de água do mar. 
 
2.1 Solução de Biotina 
Biotina ------------------------------------------------------- 0,125 g 
Água destilada ------------------------------------------------ 125 mL 
2.2 Solução de Cianocobalamina 
Cianocobalamina ------------------------------------------- 0,125 g 
Água destilada ------------------------------------------------ 125 mL 
 
 3. Solução de Silicato (somente para cultivo de diatomáceas) 
Silicato de Sódio Comercial (H-300, QUIMIDRO -------- 80,0 g 
Água destilada ---------------------------------------------------- 1,0 L 





Figura 5. Phaeodactylum tricornutum no período de aclimatação. 
Fonte: Herculano Cella (2016) 
Após a aclimatação, o experimento foi realizado em 26 
horas, sendo as amostras coletadas em diferentes intervalos de 
tempo (T0; T6; T10; T14; T18; T22 e T26) de acordo com a Figura 
6. Foi feito também a atenuação da luz, medindo a irradiância no 
começo, no meio e no final dos frascos antes e depois da diluição. 
Com o dobro da biomassa, teve-se apenas uma diferença de 20 
µmol m-2 s-1, ou seja, 90% da luz passou pelos frascos. 
Figura 6. Período de iluminação dos três tratamentos nos respectivos 
intervalos de tempo. 




3.2 Determinação dos Pigmentos Fotossintetizantes 
As amostras (10 mL) (Figura 7) foram coletadas de cada 
unidade experimental nos diferentes intervalos de tempo de cada 
fotoperíodo, filtradas com microfiltro de fibra de vidro GF-1 
(Macherey-Nagel) e congeladas a -20 °C para posterior análise. Os 
pigmentos fotossintetizantes (clorofila a, clorofila c, fucoxantina, 
diadinoxantina e β-caroteno) foram extraídos com acetona 90% 
(Quimex) e quantificados em espectrofotômetro (Thermo 
Scientific) nos comprimentos de onda 664, 630 e 480 nm 
(STRICKLAND; PARSONS, 1972). Para calcular a concentração 
de clorofila e dos carotenoides foi utilizada a metodologia de 
Strickland e Parsons (1972) e Carreto e Catoggio (1977) 
respectivamente de acordo com a Figura 8. As concentrações dos 
pigmentos (µg mL-1) foram normalizadas pela biomassa (g L-1) 
para obter a concentração final dos pigmentos (mg g-1). 
Figura 7. Amostras de P. tricornutum para análise de clorofila e 
carotenoides. 
 




Figura 8. Metodologia para estimar a concentração de carotenoides em P. 
tricornutum. 
Fonte: Desenvolvido pelo autor. 
3.3 Extração de RNA e Síntese de cDNA 
As amostras (50 mL) foram coletadas de acordo com 
SIAUT et al. (2007) de cada unidade experimental nos diferentes 
intervalos de tempo de cada fotoperíodo e centrifugadas a 3500 
rpm durante 5 minutos, lavadas uma vez com água do mar estéril, 
com o pellet imediatamente congelado em nitrogênio líquido e 
depois, em seguida, armazenado a -80 °C. O RNA total foi extraído 
a partir de 108 células utilizando 1 mL de Qiazol Lysis Reagent 
(Qiagen) de acordo com as instruções do fabricante. A 
concentração foi estimada em 260 nm, com a pureza sendo 
verificada nas relações 260/280 (>1.8) e 260/230, no Nanodrop 
1000 (Thermo). 
Em seguida, o cDNA foi sintetizado com o QuantiTect® 
Reverse Transcription kit (Qiagen) de acordo com as instruções do 
fabricante (Tabela 2). Antes da transcrição reversa, 1 µg do RNA 
total foi tratado com o gDNA Wipeout Buffer fornecido pelo 
mesmo kit por 2 minutos a 42 °C para eliminar a contaminação do 
gDNA (DNA genômico) (Tabela 3). Após o procedimento, a 
concentração do cDNA e sua pureza foram verificadas no 





Tabela 2. Preparação do Mix de transcrição reversa. 
 
Tabela 3. Preparação do Mix para a reação de eliminação do DNA 
genômico. 
 
3.4 Condições/Análises da qPCR 
Os iniciadores foram desenhados utilizando o software 
OlygoAnalyzer (IDT. http://idtdna.com) baseado nas sequencias 
de mRNAs (RNA mensageiro) a partir da DiatomCyc database 
(http://www.diatomcyc.org), resultando nos pares de iniciadores 
listados na Tabela 4. PTD15, ELOb1 e ELOb2 foram sequências 
presumidas, enquanto PTD6, PTD5 alfa e PTD5 beta foram 





Tabela 4. Lista dos iniciadores utilizados nas reações de qPCR. 
Identificação dos genes, iniciadores, sequências, tamanho dos amplicons 
e códigos de acesso do NCBI (NCBI GENBANK, 
http://ncbi.nlm.nih.gov/genbank/). 
 
Em todas as unidades experimentais foram realizadas 
reações de qPCR utilizando 100 ng de cDNA como molde num 
volume total de reação de 20 µL. As amostras (Figura 9) foram 
amplificadas com o QuantiFast® SYBR® Green PCR kit (Qiagen) 
de acordo com as instruções do fabricante, utilizando o Real-Time 
Cycler Rotor Gene Q® (Qiagen) (Figura 10A) e Rotor Gene 6000 
Series software (Qiagen) (Figura 10B). As condições dos ciclos 
foram as seguintes: ativação inicial da PCR (95 °C por 5 minutos); 
desnaturação (95 °C por 10 segundos) e combinação de 
anelamento/extensão (60 °C por 30 segundos) repetido para os 35 
ciclos. Após a fase de amplificação, os fragmentos amplificados 
foram submetidos a uma curva de fusão (aumentando de 72 °C 
para 95 ± 1 °C). Em cada corrida, um controle negativo de 
transcrição reversa (sem o tratamento para gDNA Wipeout Buffer) 
foi incluído, assim como um branco de controle em duplicata (água 
molecular ultrapura). Em todos os controles, não ocorreu 
amplificação após os 35 ciclos. 
Em cada corrida, a eficiência (E) da qPCR foi verificada 
para cada par de iniciadores pela construção de uma curva padrão 
a partir de diluições seriadas (1:1) com 300; 150; 75; 37,5 e 18,75 
ng (em duplicata) a partir de um conjunto de todas as amostras de 




e 101% foram utilizadas e E foi automaticamente calculada pelo 
Rotor Gene 6000 Series software. 
Figura 9. Amostras de cDNA utilizadas nas reações de qPCR. 
Fonte: Herculano Cella (2016) 
Figura 10. Real-Time Cycler Rotor Gene (A) e Rotor Gene 6000 Series 
software (B). 





3.5 Níveis de transcrição/expressão relativa dos genes 
Para a normalização dos níveis de transcrição, RPS 
(Ribossomal protein small subunit 30s), H4 (Histona) e TBP 
(TATA-box binding protein) foram utilizados como genes 
referência (Tabela 4) de acordo com SIAUT et al. (2007). Para uma 
análise da expressão relativa mais robusta, aplicando o software 
geNORM, foi utilizada a média geométrica dos três genes 
referência (Ref GM). O valor da média ∆Cq no intervalo de tempo 
T0 de cada tratamento para cada gene (n=4) foi adotado como 
condição de calibração. Os níveis de transcrição relativa dos genes 
foram calculados para cada tratamento utilizando o método 2-∆∆Cq 
(LIVAK; SCHMITTGEN, 2001), onde a normalização foi ∆Cq 
(amostra) = Cq (amostra) – Cq (Ref GM), e a calibração foi ∆∆Cq 
(amostra) = ∆Cq (amostra) - ∆Cq (média aritmética do grupo T0). 










4 ANÁLISE ESTATÍSTICA 
Foi aplicado o software REST 2009 (Qiagen, v2.0.13) 
para as análises de expressão gênica, utilizando os dados de Cq 
(n=4) de cada tratamento. Os intervalos de tempo (T6, T10, T14, 
T18, T22 e T26) foram comparados ao grupo controle (T0 de cada 
gene, incluindo os três genes referência) com nível de significância 









5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
5.1 Teor de Pigmentos 
As concentrações de pigmentos no fotoperíodo 12:12, 
mostram que o acúmulo de clorofila a, clorofila c e fucoxantina 
ocorrem em um mesmo padrão, aumentando a concentração 
durante o período com luz, chegando a valores máximos de 19,89 
± 4,07; 3,02 ± 0,85 e 15,68 ± 3,20 mg g-1 (Figura 11) 
respectivamente no T10, antes de entrar no período escuro. 
Durante a fase de obscuridade (T14), houve um decréscimo para 
fucoxantina com valores em 10,77 ± 1,97 mg g-1 e clorofila c em 
1,85 ± 0,40 mg g-1, concomitante ocorreu uma leve diminuição 
para diadinoxantina (Figura 11). O β-caroteno apresentou valores 
constantes durante as 26 horas e a clorofila a, com valores 
alternados no período escuro. Nota-se que ao final do período 
escuro, todos os pigmentos tiveram um acréscimo quando 
voltaram ao período claro (T26).  
Figura 11. Concentração de pigmentos em P. tricornutum submetidos ao 
fotoperíodo 12:12. 




























Chl a: Clorofila a; Chl c: Clorofila c. Os pontos indicam as médias com o 







No tratamento 16:8 (Figura 12), percebe-se um padrão no acúmulo 
de pigmentos parecido ao tratamento 12:12 durante o T10 sendo 
que os valores de clorofila a, clorofila c e fucoxantina foram de 
17,62 ± 4,56; 2,46 ± 0,71 e 14,01 ± 3,63 mg g-1 respectivamente. 
Figura 12. Concentração de pigmentos em P. tricornutum submetidos ao 
fotoperíodo 16:8. 




























Chl a: Clorofila a; Chl c: Clorofila c. Os pontos indicam as médias com o 
respectivo desvio padrão. O período escuro está entre 12 e 24 h. 
 
Conforme Durnford et al. (2010) a captação de luz em 
microalgas, é realizada a partir dos pigmentos fotossintetizantes, 
como as clorofilas e os carotenoides. Estes pigmentos estão 
associados ao fotossistema I e II localizado nas membranas 
tilacóides do cloroplasto, formando uma antena coletora de luz. 
Para Terry et al. (1983) a dependência do período 
claro/escuro na concentração destes pigmentos está relacionada 
com a captação de luz no complexo antena. A alternância no 
acúmulo de pigmentos no período escuro dos fotoperíodos 12:12 e 




armazenarem energia durante o período claro para continuar 
sintetizando mesmo no período escuro, embora seja severamente 
reduzido. 
Como a síntese dos pigmentos é regulada principalmente 
pela luz, Owens et al. (1980) propõe que esta síntese, 
especialmente a clorofila a e clorofila c, acontece continuamente 
no ciclo claro/escuro, porém o acúmulo destes compostos ocorre 
de forma periódica, ou seja, no período claro. 
Caron et al. (1988) e Ragni e D’alcalà (2007) 
apresentaram resultados similares ao tratamento 12:12. Foi 
observado que a maior parte dos pigmentos tende a diminuir 
durante o período escuro e, por isso, as células cultivadas em 
fotoperíodo de 12:12 parecem estar próximas de uma 
sincronização. 
Na Figura 12, a concentração de clorofila a, clorofila c e 
fucoxantina aumenta a partir do T0, enquanto na Figura 11, 
somente a partir do T6. 
No tratamento 24:0 (Figura 13), as concentrações desses 
pigmentos também aumentam durante as primeiras 6 horas. β-





Figura 13. Concentração de pigmentos em P. tricornutum submetidos ao 
fotoperíodo 24:0. 




























Chl a: Clorofila a; Chl c: Clorofila c. Os pontos indicam as médias com o 
respectivo desvio padrão. 
Apesar do acúmulo dos pigmentos durante os tratamentos 
12:12 e 16:8 (Figuras 11 e 12) serem similares, nota-se que no 
fotoperíodo 12:12 a concentração diminui antes do período escuro. 
Era esperado que no tratamento 16:8 as concentrações dos 
pigmentos também diminuíssem perto do período escuro, porém a 
diminuição foi semelhante ao fotoperíodo 12:12. 
De acordo com Edmunds (1988) foi relatado que as células 
microalgais respondem a uma sincronização em função do ciclo 
claro/escuro, sugerindo que estas possuem relógios biológicos que 
controlam alguns processos celulares. Em um dos experimentos 
feitos pelo autor, comparando o processo de divisão celular em 
diferentes regimes de iluminação, algumas espécies de microalgas 
foram submetidas a um fotoperíodo de 12:12 durante os dois 
primeiros dias e, em seguida, a um regime de luz contínua durante 
os próximos três dias. Foi relatado que as células continuaram a se 
dividir na luz contínua da mesma maneira em que se dividiam 
quando estavam no período escuro, apesar da divisão celular 




Por essa razão, as células que estão aclimatadas ao 
fotoperíodo 16:8, mesmo estando quatro horas expostas a mais na 
luz, tendem a apresentar uma possível periodicidade dos ritmos 
endógenos sincronizadas ao fotoperíodo 12:12. 
Para qualquer organismo fotossintético, a luz é um fator 
extremamente importante que influencia os processos bioquímicos 
das células. Como as diatomáceas podem crescer em uma ampla 
gama de intensidades de luz e comprimentos de onda, acredita-se 
que estes organismos tenham desenvolvido mecanismos 
específicos de fotoaclimatação e fotoadaptação (HUYSMAN et 
al., 2013). 
De acordo com Post et al. (1984), o pico nos valores de 
clorofila e dos demais pigmentos antes do período escuro implica 
que o metabolismo destes compostos esteja relacionado a um ciclo 
circadiano endógeno e não simplesmente a presença da luz. Haja 
visto que no tratamento 24:0 onde o regime de luz é contínuo, as 
concentrações dos pigmentos permanecem constantes. 
Ragni e D’alcalà (2007) consideram que o tratamento com 
luz continua é irregular, já que a alternância entre o período claro 
e o escuro é uma característica de quase todos os ambientes 
naturais. É possível observar que nos tratamentos 12:12 e 16:8, 
depois das 24 horas, ainda há uma periodicidade na amplitude na 
concentração de pigmentos quando expostos novamente à luz, 
podendo ser um sinal de regulação para o tempo de atividade das 
células. 
 
5.2 Perfil de Transcrição 
Foi observado um perfil de transcrição semelhante para o 
gene PTD15 em todos os tratamentos, no qual este permanece 
constante em todos os intervalos de tempo com excessão do 
tratamento 12:12 onde é possível notar um aumento no nível de 
transcritos durante o período escuro (T22). De acordo com 
Chauton et al. (2013), aproximadamente 45% dos genes em P. 
tricornutum estão sincronizados com o ciclo claro/escuro. É 





Figura 14. Perfil de transcrição dos genes em P. tricornutum submetidos 
ao fotoperíodo 12:12. 

































 Diferenças significativas (p<0,05) em relação ao T0 estão indicadas com 
(*). O período escuro está entre 12 e 24 h. 
Por exemplo, os genes PTD6 e PTD5 alfa (Figura 14 e 15) 
alcançam a expressão máxima (p<0,05) no começo do período 
claro (T6) e expressão mínima no começo do período escuro (T14). 
Nota-se um aumento no nível de transcritos (p<0,05) durante o 
período escuro (T22) do tratamento 16:8, onde Chauton et al. 
(2013) observaram que o período claro parece ser antecipado, à 
medida que a expressão aumenta durante o período escuro. Todos 
os tratamentos apresentam um aumento (p<0,05) no nível de 
transcrição destes genes quando começa novamente o período 
claro (T26). A expressão destes genes apresentam oscilações na 
transcrição gênica com picos próximos nas primeiras horas do 
período claro, indicando que a regulação da expressão gênica pode 
ser dependente da luz. Estas mudanças podem ser resultado da 
oscilação nos diferentes níveis de luz e/ou metabólitos ou 






Figura 15. Perfil de transcrição dos genes em P. tricornutum submetidos 
ao fotoperíodo 16:8. 
































Diferenças significativas (p<0,05) em relação ao T0 estão indicadas com 
(*). O período escuro está entre 16 e 24 h. 
Em todos os tratamentos, é possível relatar um padrão em 
relação aos níveis de transcrição dos genes PTD5 alfa e PTD5 beta, 
onde estes aparentam ser divergentes, ou seja, enquanto o gene 
PTD5 alfa sobre-expressa, PTD5 beta subexpressa. O mesmo 
padrão acontece para os genes ELOb1 e ELOb2. A sincronização 
das células, como visto anteriormente na síntese dos pigmentos 
fotossintetizantes, pode afetar a sincronização da expressão gênica 
sob as condições do fotoperíodo (CHAUTON et al., 2013) de 
maneira que a célula gaste menos energia e recursos celulares, 
quando estes genes são transcritos. 
Na Figura 16, nota-se que o perfil de transcrição das 
desaturases são mais constantes no regime de luz contínuo. Isto 
pode estar relacionado com a maior sensibilidade dos PUFAs à 





Figura 16. Perfil de transcrição dos genes em P. tricornutum submetidos 
ao fotoperíodo 24:0. 
 


































O fotoperíodo influencia nos níveis de transcritos dos genes 
da biossíntese do ácido eicosapentaenoico, assim como no 
acúmulo dos pigmentos fotossintetizantes. 
A célula tende a gastar menos energia e recursos celulares 
quando as isoformas dos genes ∆5-desaturase (PTD5 alfa e PTD5 
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